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A engenharia de tecidos combina células, biomoléculas e biomateriais para projetar estruturas para subs-
tituir ou regenerar tecidos ou órgãos danificados. Embora diversos substitutos da pele já estejam dispo-
níveis no mercado, nenhum deles promove uma regeneração completa de lesões cutâneas graves. A 
matriz extracelular é a estrutura que suporta a adesão, diferenciação e proliferação celular. O objetivo 
deste estudo é produzir um scaffold tridimensional com características idênticas às da matriz extracelular 
que promova a regeneração dos tecidos. 
De forma a obter-se scaffolds com as caraterísticas desejadas, utilizou-se o processo de liofilização para 
produzir amostras de quitosano (CS), gelatina (GEL), policaprolactona (PCL) e de polioxietileno (PEO) 
em diferentes concentrações. Submeteram-se as amostras a diferentes tempos de reticulação através de 
desidratação térmica a 120 °C e posteriormente realizaram-se diversas caracterizações nomeadamente, 
perda de massa, espetroscopia de infravermelho por transformada de Fourier, microscopia eletrónica de 
varrimento e culturas celulares de forma a analisar as suas propriedades bem como a influência do tempo 
de reticulação.  
Os resultados dos estudos de liofilizados permitiram concluir que tempos de reticulação entre 24h e 72h 
permitem obter uma estrutura final mais satisfatória sendo mecanicamente forte preservando as propri-
edades dos polímeros utilizados. Quanto às concentrações testadas, as amostras de 0,6% de cada polí-
mero em solução são as que apresentam um tamanho de poro adequado à adesão, proliferação e migra-
ção celular.  
O processo de eletrofiação foi utilizado para produzir fibras de PEO. O objetivo era obtenção de fibras 
suficientemente grandes que permitam, numa fase final de obtenção do scaffold, originar canais essen-
ciais à migração de células. Utilizaram-se diferentes pesos moleculares de PEO: 100 kDa, 400 kDa, 900 
kDa, 2 MDa e 8 MDa. No entanto não foi possível obter fibras com um diâmetro regular e na gama das 
dezenas de micrómetros em qualquer uma das condições de produção testadas.  
O desenvolvimento de um novo substituto de pele que promova a regeneração será uma solução viável 
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Tissue engineering combines cells, biomolecules and biomaterials to design structures to replace or re-
generate damaged tissues or organs. Although different skin substitutes are already available on the 
market, none of them promote a full regeneration of serious skin injuries. The extracellular matrix is the 
structure that supports cell adhesion, differentiation and proliferation. The aim of this study is to produce 
a three-dimensional scaffold with characteristics similar to those of the extracellular matrix that pro-
motes tissue regeneration. 
In this work, solution of chitosan (CS), gelatin (GEL), polycaprolactone (PCL) and polyethylene oxide 
(PEO) were produced at different concentrations using the freeze-drying process. CS and GEL samples 
were submitted to different crosslinking times through thermal dehydration (DHT) at 120 °C and sub-
sequently characterized through mass loss, Fourier transform infrared spectroscopy (FTIR), scanning 
electron microscopy (SEM) and cell adhesion and proliferation in order to study their characteristics 
and the influence of the different crosslinking times.  
The results of the lyophilized studies allowed us to conclude that crosslinking times between 24h and 
72h allow to obtain an adequate mechanically strong final structure preserving the properties of the 
polymers used. As for the concentrations tested, the samples of 0.6% are those that have a pore size 
suitable for cell adhesion, proliferation and migration. 
The electrospinning process was also used to produce PEO fibers with larger diameters in order to be 
used as sacrificial agent to create large pores in matrices composed by PCL, GEL and CS. PEO with 
different molar masses (100 kDa, 400 kDa, 900 kDa, 2 MDa e 8 MDa) were used. However, it was not 
possible to obtain fibers with regular diameters and in the range of tens of micrometers in any of the 
conditions tested.  
The development of new skin substitute that aids in healing will be a viable solution that soon everyone 






































1. Introdução ........................................................................................................................................ 1 
1.1. Feridas e cicatrização da pele .............................................................................................. 1 
1.2. Tratamentos de feridas ........................................................................................................ 2 
1.3. Biomateriais ......................................................................................................................... 2 
1.4. Tamanho de Poros ............................................................................................................... 3 
1.5. Métodos para produção de Scaffolds .................................................................................. 3 
2. Materiais e Métodos ........................................................................................................................ 7 
2.1. Materiais .............................................................................................................................. 7 
2.2. Preparação de liofilizados.................................................................................................... 7 
2.3. Caracterização das amostras ................................................................................................ 7 
2.3.1. FTIR ............................................................................................................................ 7 
2.3.2. SEM ............................................................................................................................. 7 
2.4. Reticulação .......................................................................................................................... 7 
2.5. Ensaios de compressão ........................................................................................................ 8 
2.6. Perda de Massa .................................................................................................................... 8 
2.7. Culturas Celulares ............................................................................................................... 8 
2.8. Eletrofiação ......................................................................................................................... 9 
3. Análise e discussão de resultados .................................................................................................. 11 
3.1. Otimização do processo de Liofilização ............................................................................ 11 
3.1.1. Análise Morfológica (SEM) ...................................................................................... 11 
3.2. Reticulação ........................................................................................................................... 16 
3.2.1. FTIR .......................................................................................................................... 16 
3.2.2. Ensaios Mecânicos .................................................................................................... 18 
3.2.3. Perda de Massa .......................................................................................................... 21 
3.2.4 Culturas celulares .............................................................................................................. 22 
3.2.4.1 Matrizes ternárias ........................................................................................................ 23 
3.2.5   Eletrofiação ...................................................................................................................... 24 
4. Conclusões e perspetivas futuras ................................................................................................... 29 
5. Referências .................................................................................................................................... 32 

































Índice de Figura 
Figura 1.1. – Imagem esquemática das diferentes camadas existentes na pele (adaptado de [1]) .......... 1 
Figura 1.2. – Processo de eletrofiação (adaptado de [25]) ...................................................................... 4 
Figura 3.1. – Imagens SEM dos liofilizados de CS, PCL e GEL: com PEO arrefecidos diretamente a -
80 ºC (A); sem PEO arrefecidos diretamente a -80 ºC (B); com PEO arrefecidos primeiramente a 4 ºC 
(C); sem PEO arrefecidos primeiramente a 4 ºC (D). ........................................................................... 11 
Figura 3.2. – CS, GEL e PCL reticulados durante 72h (DHT) .............................................................. 12 
Figura 3.3. – Imagens SEM dos liofilizados de CS e GEL: 0,5% (A); 1% (B); 1,5% (C); 2% (D) ...... 13 
Figura 3.4. – Imagens SEM dos liofilizados de PCL infiltrados na solução CS – GEL: PCL (1%) 
infiltrado CS – GEL(1%) – (A); PCL (1%) infiltrado CS – GEL (2%) – (B); PCL (2%) infiltrado CS – 
GEL (1%) – (C); PCL (2%) infiltrado CS – GEL (2%) - (D). .............................................................. 13 
Figura 3.5. – Liofilizado PCL: 0,2% (A); 0,5% (B); 1% (C); 2% (D) .................................................. 14 
Figura 3.6 – Matriz Ternária: 0,4% topo (A); 0,4% base (B); 0,6% topo (C); 0,6% base (D); 0,8% topo 
(E); 0,8% base (F) ................................................................................................................................. 15 
Figura 3.7. – Espectros FTIR das matrizes de CS e CS+GEL com diferentes tempos de reticulação .. 16 
Figura 3.8. – Formação da amida .......................................................................................................... 18 
Figura 3.9. – Esterificação ..................................................................................................................... 18 
Figura 3.10. – Módulos de Young para os vários tempos de reticulação das amostras CS – GEL ....... 19 
Figura 3.11. – Perda de massa em função do tempo de reticulação das amostras de CS – GEL .......... 22 
Figura 3.12. – Gráfico representativo da evolução da população nas diferentes amostras. .................. 23 
Figura 3.13. – Gráfico representativo da evolução da população nas amostras ternárias. .................... 24 
Figura 3.14. – Imagem SEM das fibras de PEO 8MDa com 4,5 ml/h de caudal .................................. 26 








Índice de Tabelas 
Tabela 3.1. – Principais bandas de absorção do quitosano (adaptado de [35]) ..................................... 17 
Tabela 3.2. – Principais bandas de absorção da gelatina (adaptado de [35]) ........................................ 17 
Tabela 3.3. – Razão entre as bandas 1530 cm-1 pela 1640 cm-1 em função do tempo de reticulação ... 18 
Tabela 3.4. – Valores dos Módulos de Young e Desvio padrão dos liofilizados de CS e GEL com 
diversos tempos de reticulação .............................................................................................................. 19 
Tabela 3.5. – Cálculo da densidade de um filme de quitosano e gelatina ............................................. 20 
Tabela 3.6. – Cálculo da densidade dos liofilizados de quitosano e gelatina ........................................ 21 
Tabela 3.7. – Médias de perda de massa ............................................................................................... 21 
Tabela 3.8. – Evolução da população das células nas amostras reticuladas por diferentes tempos. ..... 22 
Tabela 3.9. – Evolução da população das células nas amostras ternárias ............................................. 24 
Tabela 3.10. – Resultados da eletrofiação de PEO 8MDa (1%) em clorofórmio .................................. 25 
Tabela 3.11. – Resultados do diâmetro das fibras de PEO 8M (1%) em clorofórmio obtidas utilizando 






Abreviaturas e Acrónimos  
AA – Ácido acético 
CS – Quitosano 
Da – Dalton 
DHT – Desidratação térmica 
FTIR – Espectroscopia no infravermelho por transformada de Fourier 
GEL – Gelatina 
GTA – Glutaraldeído 
HFFF2 – Fibroblasto de prepúcio fetal humano  
MEC – Matriz extracelular 
MT – Matriz Ternária 
PCL – Policaprolactona 
PEO – Polioxietileno 
SEM – Microscópio eletrónico de varrimento 
1 
 
1. Introdução  
1.1. Feridas e cicatrização da pele 
A pele é responsável por uma grande parte das relações que existem entre o meio interno e o externo, 
sendo, portanto, considerada a barreira entre o corpo e o ambiente externo. É composta por três camadas, 
designadamente: epiderme, derme e hipoderme, como representado na figura 1.1. No caso de lesões 
profundas que afetam a epiderme, a derme e o tecido subcutâneo, tais como queimaduras do 3º grau, o 
processo de cicatrização é ineficiente, o que leva à formação de uma cicatriz [1].  
Figura 1.1. – Imagem esquemática das diferentes camadas existentes na pele (adaptado de [1])  
 
O processo de cicatrização da pele inicia-se após uma lesão e é constituído por três fases: a resposta 
inflamatória, a formação de tecido e a remodelação do tecido.  
Na fase inflamatória existem duas respostas primárias por parte do organismo às lesões. A resposta 
vascular, que consiste na coagulação sanguínea e hemostasia, e resposta celular compreendendo a infil-
tração de neutrófilos e monócitos. Imediatamente após a lesão, a hemostasia é alcançada através da 
formação de um coágulo, sendo as plaquetas as primeiras células a responder à lesão vascular. Os fatores 
de coagulação libertados pelas plaquetas promovem a agregação destas numa rede de fibrina. Posteri-
ormente, as células presentes no coágulo libertam vasodilatadores que desencadeiam a resposta infla-
matória.  
A resposta celular, é mediada pelos neutrófilos e pelos monócitos. Os neutrófilos são responsáveis pela 
fagocitose de bactérias e da matriz extracelular danificada. Os monócitos diferenciam-se em macrófagos 
que são células reguladoras com a função de libertar espécies reativas de oxigénio, enzimas, fagocitose 
de organismos patogénicos e eliminação de detritos. Os macrófagos assumem uma importância deter-
minante durante todo o processo de cicatrização. Nas fases subsequentes, os macrófagos produzem uma 
série de fatores de crescimento que regulam a ação dos fibroblastos, a migração e proliferação de células, 
a produção de proteínas da matriz extracelular (MEC) e a angiogénese [2]. 
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Na segunda fase do processo, ocorre a formação de novo tecido. Aproximadamente 4 dias após a lesão 
começa a reconstituição dérmica, apenas possível graças aos fatores de crescimento e citosinas produ-
zidos pelos macrófagos que atraem fibroblastos e células endoteliais. A angiogénese e a produção de 
componentes da matriz extracelular, tais como a fibronectina e o colagénio, pelos fibroblastos, conduz 
à formação da neoderme. [3] [4]  
A terceira e última fase da cicatrização da pele é caraterizada pela remodelação do tecido recém sinteti-
zado. Durante a segunda e a terceira semana pós-lesão ocorre a contração da ferida que envolve a inte-
ração organizada das células, matriz extracelular e citosinas. Esta contração é mediada pelos miofi-
broblastos que fazem a ligação entre as fibras de colagénio e a matriz extracelular através da ferida. Os 
fibroblastos e os macrófagos são responsáveis pela remodelação do colagénio. A matriz recentemente 
produzida é degradada por metaloproteinases, conduzindo a uma matriz constituída essencialmente por 
colagénio. Após a ferida estar completamente fechada, o processo de remodelação do tecido pode pro-
longar-se durante meses ou até anos [5] [6]. 
1.2. Tratamentos de feridas  
Das três camadas que constituem a pele humana a epiderme é a única camada que tem maior capacidade 
de regeneração. A derme não tem capacidade de regeneração se for danificada mais do que 70%, ao 
contrário da epiderme, do fígado ou do osso [7]. Depois de sofrer danos extensos, nomeadamente por 
queimaduras, a cicatriz é difícil de ser evitada durante o processo de cura natural. Atualmente, o trata-
mento de feridas profundas que envolvam a derme, é feito através de enxertos de pele tais como auto-
enxertos, alo-enxertos xeno-enxertos e substitutos de pele sintéticos [8]. No entanto os auto-enxertos 
apresentam limitações devido à falta de tecido para doar bem como à morbidez da zona dadora. Os 
xeno-enxertos e alo-enxertos possuem o risco de transmissão de doenças e de rejeição pelo sistema 
imunitário. Os substitutos dérmicos desempenham um papel fundamental na reconstrução da pele, re-
duzindo a formação de cicatrizes [7]. A criação de novos substitutos de pele que possam reconstruir a 
derme na sua integridade, proporciona um avanço nos métodos utilizados no tratamento de feridas [2]. 
Quando colocados no leito da ferida, o objetivo é que as células possam proliferar e sintetizar a nova 
matriz extracelular para conseguir a regeneração dérmica. Essa matriz é capaz de regular a migração, a 
proliferação, a diferenciação e a função metabólica das células, desempenhando e assim um papel im-
portante na cicatrização de feridas [9]. 
Os scaffolds são os substratos dos substitutos dérmicos utilizados como suportes à regeneração da fun-
ção biológica da pele e fornecem um ambiente adequado à proliferação celular para a formação de novas 
funções da MEC. [10] Os scaffolds para aplicações de pele são compostos por materiais poliméricos, 
que são processados através de diversas técnicas de forma a produzir estruturas tridimensionais porosas. 
[11] 
1.3. Biomateriais 
Têm sido estudados diversos materiais, tanto de origem sintética como natural, para a produção dos 
substitutos dérmicos. Os substitutos dérmicos têm sido desenvolvidos através de polímeros cujas pro-
priedades se adequam positivamente às características procuradas à regeneração da pele: homeostático, 
propriedade antimicrobianas, acelerador de cura, etc [1][12]. Scaffolds à base de quitosano possuem, 
quando hidratados, boa elasticidade e flexibilidade e podem ajudar a reduzir a formação de cicatrizes 
causadas por queimaduras [11]. O quitosano é um polissacarídeo natural que existe em grande abundân-
cia na natureza e que se comporta como um policatião em solução [13]. Contudo, o quitosano (CS), 
nomeadamente após liofilização, também apresenta desvantagens tais como a elevada taxa de degrada-
ção, baixa resistência mecânicas a baixas concentrações e fraca adesão celular. Possíveis abordagens 
para melhorar as propriedades físico-químicas e biológicas do quitosano são o estabelecimento de mis-
turas com outros polímeros, funcionalização e reticulação [14]. A gelatina, devido à sua origem (desna-
turação do colagénio) proporciona ao scaffold um melhor mimetismo da matriz extracelular e melhora 
a adesão e proliferação celular [15].  
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O quitosano tem sido também utilizado em misturas com polímeros sintéticos, como a policaprolactona 
(PCL). A PCL é um poliéster sintético hidrofóbico caracterizado pela sua alta plasticidade, ductilidade 
e lenta taxa de degradação que pode ajudar a contrabalançar a rápida degradação de polímeros naturais 
e aumentar a estabilidade estrutural dos suportes obtidos de suas misturas [16]. No estudo realizado por 
Gomes et al. (2017) observou-se que as misturas PCL/CS-GEL (obtidas por eletrofiação) numa razão 
de 75/25 (m/m) respetivamente, de polímeros em solução apresentam melhores propriedades mecânicas, 
adesão e proliferação celular do que os scaffolds de PCL puro. Conclui-se também que os scaffolds 
estudados possuem características que permitam que sejam utilizados em engenharia de tecidos da pele, 
sendo as misturas de CS – PCL – GEL as que possuem melhores propriedades físicas, enquanto que as 
misturas PCL – GEL suportam uma maior taxa de adesão celular [15]. 
Observando casos particulares de substitutos de pele já existentes no mercado, o Integra® é um substi-
tuto sintético desenvolvido e fabricado como um bilaminado que contém duas camadas: a camada ex-
terna de silicone que desempenha o papel de uma epiderme, impedindo a evaporação da água e atuando 
como proteção contra microrganismos, e uma camada interna composta por sulfato de condroitina e 
colagénio bovino, reticulado com glutaraldeído e por DHT para produzir uma rede porosa esponjosa, 
obtida por liofilização, de aproximadamente 2 mm de espessura [17].  
1.4. Tamanho de Poros 
O tamanho de poros dos scaffolds está diretamente relacionado com o seu método de produção. No 
entanto, nem todos os scaffolds têm o tamanho de poros necessário à migração de células para o seu 
interior [18]. Um dos principais objetivos deste trabalho é investigar um processo para aumentar e con-
trolar o tamanho dos poros num scaffold obtido por eletrofiação. Poros de tamanho reduzido impedem 
a migração celular, causando uma distribuição celular não uniforme ao longo da estrutura, limitando a 
vascularização e restringindo o crescimento de tecido [15][19]. No caso do processo de liofilização, esta 
investigação permitiu desenvolver o procedimento favorável à produção de amostras com tamanho de 
poro grande o suficiente a permitir a adesão e proliferação celular.  
O tamanho dos poros está relacionado com o diâmetro das fibras que compõem o scaffold. Apesar do 
tamanho dos poros não poder ser padronizado para otimização de resultados de regeneração de tecidos, 
as dimensões ideais de poros para muitos tecidos são da ordem de 50- 200 μm [20]. Posto isto, inúmeras 
modificações nas técnicas de eletrofiação foram desenvolvidas para aumentar o tamanho de poros dos 
scaffolds através da redução da densidade de empacotamento das fibras. Diferentes técnicas, desde de 
variações simples nos parâmetros de eletrofiação a procedimentos complexos, foram exploradas. Ajus-
tar os parâmetros do sistema como a tensão aplicada, distância do coletor à fieira, propriedades da solu-
ção polimérica e condições ambientais, foram desenvolvidas e modificadas até se atingir as fibras com 
as propriedades necessárias e viáveis [21]. Importa abordar de seguida que métodos temos para produ-
ção de scaffolds. 
1.5. Métodos para produção de Scaffolds  
Entre os métodos de produção de scaffolds, a eletrofiação destaca-se por produzir fibras com diâmetros 
tipicamente entre 100 nm e 1 μm que permitem obter uma estrutura fisicamente semelhante à da orga-
nização das proteínas fibrosas da matriz extracelular dos tecidos [21]. Esta técnica envolve a preparação 
de uma solução polimérica que é colocada numa seringa e dispensada através de um capilar, eletrica-
mente carregado por uma fonte de alta tensão com polaridade positiva ou negativa [22]. À saída do 
capilar, a solução carregada é atraída para um coletor pelo campo elétrico existente entre o capilar e o 
coletor, ligado à terra. A evaporação do solvente e o estiramento do jato causado pela repulsão entre as 
cargas elétricas por este transportadas permitem produzir fibras de diâmetro reduzido [23][24]. O 
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processo de eletrofiação permite a obtenção de scaffolds ou matrizes poliméricas com as mesmas 
propriedades da MEC [16].  
Figura 1.2. – Processo de eletrofiação (adaptado de [25]) 
 
O método de liofilização baseia-se na sublimação do solvente usado na preparação da solução. Este 
método permite obter uma estrutura extremamente porosa. A solução polimérica é submetida a tempe-
raturas inferiores à de fusão do solvente, de maneira a solidificar o mesmo. Este processo causa uma 
separação de fases solvente/polímero. As amostras são liofilizadas em vácuo, promovendo a sublimação 
do solvente do estado sólido para o gasoso. Consequentemente, os poros que aparecem na matriz per-
tencem aos espaços anteriormente ocupados pelo solvente, ou seja, quanto maior for a percentagem de 
solvente em solução, maior será o tamanho de poro.  
Foram desenvolvidas diversas amostras produzidas através dos processos de eletrofiação e liofilização 
[15]. Os scaffolds produzidos por eletrofiação permitiram avaliar o tamanho das fibras presentes assim 
como estudar a sua variação, relacionada com a mudança de parâmetros. Isto é, de forma a otimizar o 
tamanho da fibra, o processo foi moldado às combinações de parâmetros como a tensão, o caudal e a 
distância da agulha ao coletor de forma a obter o tamanho de fibra desejado.  
Os scaffolds produzidos através de liofilização foram reticulados, numa primeira fase por vapores de 
GTA e posteriormente usando o método desidrotérmico (DHT), e testados em diversos aspetos. O mé-
todo desidrotérmico resulta na extração de moléculas de solvente da estrutura, que promove a formação 
de ligações éster e amida por reações de condensação. A vantagem em relação à reticulação por elemen-
tos químicos, é a não interação com agentes tóxicos.  
Foram utilizados diversos tipos de análises com o objetivo de otimizar o mais possível o tamanho de 
poros das amostras, o tempo de reticulação indicado de forma a não afetar as propriedades das amostras. 
Numa fase inicial visualizaram-se em SEM as diferentes amostras e verificar a porosidade obtida, o 
otimizou-se sua produção de forma a obter scaffolds porosos. De seguida, estudar o tempo de reticulação 
apropriado à obtenção de scaffolds com as caraterísticas desejadas. Os ensaios mecânicos permitiram 
verificar a fragilidade do material através do cálculo do Módulo de Young, permitindo tirar conclusões 
à cerca do tempo de reticulação de acordo com a degradação das amostras [27]. No estudo celular, foram 
inseridas células HFFF2 (fibroblastos) nas mesmas o que permitiu verificar a adesão e proliferação das 
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células nas diferentes amostras ao longo do tempo e verificar em que tempo de reticulação se verificava 
uma maior viabilidade [15]. Utilizaram-se também os liofilizados para o estudo de perda de massa que 
consiste na inserção das amostras em H2O e calcular a percentagem de material perdido após as mesmas 



























































2. Materiais e Métodos 
2.1. Materiais 
Para obtenção de liofilizados foram usados: policaprolactona (PCL), polioxidoetileno (PEO), gelatina 
de peixe (GEL) e quitosano (CS). O PCL, PEO e GEL pertencentes à Sigma-Aldrich, e o CS a COG-
NIS S. Quanto aos solventes utilizados, a solução de PCL foi preparada com dioxano; as soluções de 
CS foram preparadas com misturas de água destilada (98% m:m) e ácido acético (AA, 2% m:m); as 
soluções de PCL – CS – GEL em H2O:AA (10:90 m:m) e as de CS – GEL em H2O:AA (98:2 m:m).  
2.2. Preparação de liofilizados 
Neste trabalho, foram produzidos liofilizados de diversas misturas poliméricas e em diferentes concen-
trações. Na produção de misturas utilizaram-se os polímeros em igual concentração (%m:m):  
• PCL – CS – GEL: 0,4%, 0,6%, 0,8%, 1% e 2%  
• PCL – CS – GEL- PEO: 1% e 2%  
• PCL: 0,2%, 0,4%, 0,5%, 0,6%, 0,8%, 1%, 2%  
• CS – GEL: 0,25%, 0,4%, 0,5%, 0,6%, 0,75%, 0,8%, 1%, 1,5%, 2%, 2,5%   
As soluções eram deixadas a homogeneizar no agitador magnético (200-300 rpm) durante 48 horas. 
Após a homogeneização, foram transferidas para caixas de Petri revestidas com papel vegetal, para 
facilitar a sua extração depois de liofilizadas, e pré-congeladas a -80 °C. As amostras foram liofilizadas 
num liofilizador Vaco 2, Zirbus por um período de 48h ou 72h.  Uma vez liofilizadas, as amostras que 
contêm gelatina foram reticuladas por desidratação térmica (DHT) na estufa durante: 8h, 24h, 48h, 72h, 
96h e 120h.  
Numa fase final, após análise dos resultados que foram obtidos, os liofilizados de CS – GEL foram 
impregnados na solução de PCL de forma a obter a matriz ternária (MT) isto porque o PCL não reticula 
a 120 ºC [29]. 
2.3. Caracterização das amostras 
2.3.1. FTIR 
O FTIR permitiu avaliar a ligações químicas que ocorrem no processo de reticulação da gelatina por 
desidratação térmica. Os espetros foram adquiridos com o espetrómetro FT-IR Nicolet 6700, da Thermo 
Electron Corporation, no modo ATR (attenuated total reflectance) com uma resolução de 4 cm-1.    
2.3.2. SEM 
A morfologia das amostras foi observada através de SEM (Carl Zeiss Auriga). Antes das amostras serem 
inseridas no SEM, as mesmas foram revestidas por uma mistura de ouro e platina (60:40) para melhorar 
a sua condutividade. Usando o software ImageJ, foi determinado o diâmetro das fibras. O resultado é 
expresso pela média ± desvio padrão da amostra. 
2.4. Reticulação 
A gelatina, devido à sua composição, apresenta vantagens perante outros materiais biológicos. No en-
tanto, a sua taxa de degradação e a solubilidade em água são parâmetros bastante desfavoráveis à pro-
dução de scaffolds. A reticulação é o processo no qual um agente químico ou um processo físico serve 
como mediador na formação de ligações covalentes [30][31]. A reticulação por glutaraldeído (GTA), 
que consiste na inserção da amostra dentro de uma caixa fechada com a transmissão do elemento 
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químico para o material sob a forma de vapor a 37 ºC, não se demonstrou eficaz devido à falta de 
infiltração do elemento químico na amostra. Os scaffolds de gelatina e quitosano foram reticulados a 
uma temperatura de 120 ºC durante diferentes períodos.  
2.5. Ensaios de compressão  
As propriedades mecânicas das amostras obtidas após reticulação foram determinadas através de ensaios 
de compressão que permitem calcular o módulo de Young e a tensão de cedência das mesmas. Foram 
destacados, para cada tempo de reticulação, 30 cilindros de pelo menos 3 liofilizados, com 7 mm de 
diâmetro e espessura a variar entre os 3 e os 5 mm medida através de um micrómetro (µm). A máquina 
de compressão é composta por duas garras que vão comprimir os cilindros a uma velocidade de 3 
mm/min nas condições ambientais, provocando a sua deformação. Estes ensaios permitem tirar conclu-
sões acerca da resistência de material dada a sua deformação elástica. A máquina utilizada foi uma 
máquina de compressão de Hegewald & Peschke micro inspekt tensile test instrument equipada com 
uma célula de carga de 100 N [5]. 
2.6.  Perda de Massa 
Com o intuito de avaliar a eficácia da reticulação, realizaram-se testes de perda de massa. Numa situação 
ideal, a perda de massa será tanto menor quanto maior for o grau de eficácia da reticulação.  
Para se estudar a perda de massa das amostras reticuladas usaram-se 5 réplicas de cada tempo de reticu-
lação. As amostras e os frascos foram pesados individualmente, secos a 60°C durante 24h e pesados 
novamente para garantir que a amostra se encontra totalmente desidratada (mi). Posteriormente, as amos-
tras foram inseridas em água destilada e colocadas na estufa a 37 °C durante 24h. Uma vez retirada a 
água, as amostras foram novamente secas na estufa a 60 °C durante 24h. Finalmente, realizou-se a última 






2.7. Culturas Celulares 
Foram realizadas sementeiras de fibroblastos (linha celular HFFF2 - human foetal foreskin fibroblast) 
nos diversos scaffolds produzidos de modo a analisar a adesão e proliferação das células nas diferentes 
amostras. As amostras de CS – GEL reticuladas por diferentes tempos (0h, 8h, 24h, 48h, 72h, 96h e 
120h) são cortadas em cilindros de 12 mm, esterilizadas a 120 ºC durante 2h e colocadas em suportes 
de teflon inseridos em placas de culturas com 24 poços. Foram utilizadas 6 réplicas de cada tempo sendo 
2 delas de controlo de material e ainda dois poços para controlo de células. As células HFFF2 são man-
tidas dentro da incubadora a 37 ºC e 5% de CO2 e são cultivadas em DMEM (Dulbecco’s modified 
Eagle’s médium, BioWest) com 10% de soro fetal bovino e 1% de penicilina/estreptomicina. Para de-
terminação da viabilidade celular foi usada a resazurina, uma molécula com absorvância máxima a 
600nm que é reduzida pelas células viáveis e que na forma reduzida, denominada resorufina tem um 
máximo de absorvância a 570 nm. A solução de resazurina (Alfa Aesar) preparada a 0,04 mg/ml em 
PBS foi utilizada para medição de viabilidade celular. O meio de cultura foi substituído por meio com 
50% da solução de resazurina. Após 2h de incubação a absorvância do meio foi medida a 570 nm e 600 
nm com o leitor de microplacas Biotex ELX 800UV. A absorvância corrigida é calculada subtraindo o 
valor da absorvância medida a 600 nm do valor medido a 570 nm e subtraindo o controlo de meio.  O 






O processo de eletrofiação permitiu produzir fibras de PEO com o intuito de estudar o tamanho da fibra 
e controlar o processo de forma a garantir fibras de diâmetros na gama dos valores desejados (20 a 100 
µm). O processo consistiu na colocação da solução de PEO dentro de uma seringa (5 ml) com uma 
agulha de calibre 21 onde estava ligado o polo positivo da fonte de tensão (Iseg HighVoltage), uma 
bomba de seringa (New Era Pump Systems) e um coletor rotativo e translativo ligado à terra. Os parâ-
metros utilizados foram variáveis: o caudal variou entre o 1 e 6 ml/h a distância da agulha ao coletor 
entre os 5 e 20 cm e a tensão entre 6,5 e 20 kV. Utilizou-se PEO com vários pesos moleculares: 100 
kDa, 400 kDa, 900 kDa, 2 MDa e 8 MDa, em diferentes concentrações, dissolvido em clorofórmio 












































3. Análise e discussão de resultados 
No trabalho anteriormente realizado por Gomes et al. 2017 foi produzida por eletrofiação uma matriz 
ternária, constituída por 3 polímeros (PCL, CS, GEL), que se mostrou eficaz no suporte, adesão e pro-
liferação de fibroblastos humanos. [15] No entanto, as matrizes produzidas por eletrofiação apresentam 
um tamanho de poro demasiado pequeno impedindo a infiltração celular. De modo a ultrapassar este 
constrangimento neste trabalho foram desenvolvidos liofilizados com diversas concentrações dos polí-
meros constituintes da matriz ternária e parâmetros de congelação.  
3.1. Otimização do processo de Liofilização 
Numa fase inicial produziram-se soluções da matriz ternária com 2% de cada polímero, com e sem PEO 
a fim de perceber a importância do PEO na estrutura. Outro parâmetro analisado foi o arrefecimento das 
soluções. Com este propósito, amostras com e sem PEO foram arrefecidas a 4 °C e posteriormente 
congeladas a -80 °C, ou foram diretamente congeladas a -80 °C. No entanto, após o processo de liofili-
zação, independentemente da presença ou ausência de PEO e do modo de congelação, as amostras apre-
sentavam separação de fases entre os polímeros naturais (CS e GEL) e o polímero sintético (PCL).  
3.1.1. Análise Morfológica (SEM) 
A análise morfológica através de SEM permitiu concluir que não se verifica nenhuma vantagem em 
produzir liofilizados com PEO. No caso do gradiente térmico de arrefecimento a estrutura não aparenta 
sofrer quaisquer alterações. Em todos os casos verifica-se que os liofilizados apresentam uma estrutura 

























Figura 3.1. – Imagens SEM dos liofilizados de CS, PCL e GEL: com PEO arrefecidos diretamente a -80 ºC 
(A); sem PEO arrefecidos diretamente a -80 ºC (B); com PEO arrefecidos primeiramente a 4 ºC (C); sem 
PEO arrefecidos primeiramente a 4 ºC (D). 
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Na Figura 3.1 B (PCL GEL CS a -80 ºC) observa-se uma estrutura com poros mais abertos de acordo 
com o pretendido.   
Um problema adicional à baixa porosidade dos liofilizados é a incapacidade de reticulação do CS e GEL 
com vapores de GTA. Os vapores de GTA apenas reticulam a superfície dos liofilizados, deixando o 
interior das amostras por reticular. Para além disso, o GTA possui propriedades nocivas às células hu-
manas. Abdicou-se assim da reticulação por GTA na fase de vapor e optou-se pela reticulação através 
da temperatura, DHT. As amostras foram reticuladas durante 72h a 120 ºC e a sua estrutura analisada 









Figura 3.2. – CS, GEL e PCL reticulados durante 72h (DHT) 
A reticulação por DHT demonstrou ser mais eficaz do que os vapores de GTA pois o calor atingiu toda 
a amostra de igual forma, obtendo-se uma amostra reticulada uniformemente. A reticulação proporciona 
à amostra uma cor mais escura proporcional ao tempo que tenha sido reticulada. [Anexo 1]  
Numa segunda fase, procedeu-se a uma diminuição da concentração dos polímeros em solução, isto 
porque no momento da liofilização, a sublimação do solvente promove o aparecimento de poros sendo 
o volume destes proporcional à quantidade de solvente presente em solução. Quanto menor a percenta-
gem de soluto na solução, maior será a porosidade da amostra final [33]. Para além da diminuição da 
concentração de material em solução, produziram-se soluções com apenas um ou dois polímeros como 
se pode verificar na figura 3.3. Esta divisão permite a reticulação por DHT do CS – GEL visto que o 
PCL funde a 120 º C.  Deste modo, liofilizados de misturas binárias de CS – GEL com concentrações 
de 0,5% apresentam uma elevada porosidade quando comparados com liofilizados de misturas com 
concentrações superiores.  
De forma a obter uma matriz ternária combinando os três polímeros, foram produzidos liofilizados de 
PCL com concentrações de 1% e 2% e posteriormente foram imersos na solução de CS – GEL com a 
mesma concentração. Deste modo, introduziram-se os liofilizados de 1% na solução de 1% e 2%, e fez-
se o mesmo com os de 2%. Em seguida, para sublimar o AA e a água utilizados como solventes na 
solução de CS – GEL, efetuou-se uma segunda liofilização. A figura 3.4 representa as imagens SEM 

































Figura 3.4. – Imagens SEM dos liofilizados de PCL infiltrados na solução CS – GEL: PCL (1%) infiltrado 
CS – GEL(1%) – (A); PCL (1%) infiltrado CS – GEL (2%) – (B); PCL (2%) infiltrado CS – GEL (1%) – (C); 
PCL (2%) infiltrado CS – GEL (2%) - (D). 
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Através das imagens SEM verificar-se a falta de poros em qualquer uma das amostras independente-
mente da concentração. Nota-se, no entanto, que as amostras com menor concentração têm ligeiramente 
mais poros. Na imagem A da figura 3.3 observam-se mais poros, mas estes encontram-se tapados. O 
caminho a seguir seria o de diminuir ainda mais a percentagem de polímero em solução. 
No caso dos liofilizados de apenas PCL a abordagem foi no sentido de produzir uma amostra que fosse 
minimamente resistente e cuja porosidade fosse elevada. Produziram-se quatro amostras com diferentes 
concentrações e visualizou-se no SEM a sua estrutura morfológica (figura 3.5): 
 
Figura 3.5. – Liofilizado PCL: 0,2% (A); 0,5% (B); 1% (C); 2% (D) 
Pode-se verificar que quanto mais baixa a concentração do polímero maior a porosidade e a dimensão 
dos poros, apesar de ser evidente uma estrutura mais frágil. 
Tendo em conta os estudos anteriores, optou-se por produzir amostras com baixa concentração de polí-
mero de forma a obter uma matriz ternária final que contenha a porosidade necessária à migração de 
células [2][34]. Deste modo, foram produzidos liofilizados de CS e GEL com 0,4%, 0,6% e 0,8% reti-
culados durante 48h a 120 ºC e posteriormente infiltrados com a solução de PCL de igual concentração. 
Depois de novamente liofilizadas, as amostras já com os três polímeros foram cortadas e visualizadas 





Figura 3.6. – Matriz Ternária: 0,4% topo (A); 0,4% base (B); 0,6% topo (C); 0,6% base (D); 0,8% topo 
(E); 0,8% base (F) 
Observando as amostras ternárias podemos verificar que as amostras que contêm os poros mais abertos 
são as 0,4% e 0,6% de concentração de polímero. No entanto, quanto menor for a quantidade de polí-
mero no liofilizados, maior será o tamanho de poro e menor será a sua resistência mecânica e, conse-
quentemente, mais difícil será de manipular [15]. Assim, quando comparamos estas duas concentrações 
de polímero e assumindo que o seu tamanho de poro é idêntico, o liofilizado de 0,6% será o que melhor 
se adequa ao desejado, mantendo o compromisso entre elevada porosidade, poros abertos e resistência 




Tendo em conta os resultados obtidos por SEM no capítulo 3.1.1 a utilização de GTA foi rejeitada 
devido à sua ineficácia. Assim a reticulação foi feita através da temperatura (DHT) a 120 ºC para reti-
culação das amostras com diferentes tempos para determinar qual o tempo de reticulação mais eficaz. 
O estudo do tempo de reticulação, foi feito com os liofilizados de quitosano e gelatina obtidos a partir 
da solução 1,5%. No final, após a reticulação dos liofilizados de CS e GEL, estes foram infiltrados com 
a solução de PCL e novamente liofilizados. 
 
3.2.1. FTIR 
A análise por FTIR foi usada para analisar o efeito da reticulação na estrutura química das membranas 
de quitosano e gelatina. Na figura 3.7 podemos observar os espectros de FTIR.  
 
Figura 3.7. – Espectros FTIR das matrizes de CS e CS+GEL com diferentes tempos de reticulação 
 
Segundo a análise das seguintes tabelas, podemos verificar as bandas de absorção de acordo com os 










Número de onda (cm-1)
0h 24h 48h 72h 96h 120h CS GEL
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Tabela 3.1. – Principais bandas de absorção do quitosano (adaptado de [35]) 
Polímero Bandas de absorção (cm-1) Vibração Molecular / Ligação 
CS 
3400 - 3100 Estiramento das ligações N-H e O-H 
2922 Estiramento assimétrico CH2 do grupo CH2OH 
2880 Estiramento C-H 
1655 Estiramento C=O (amida I) 
1590 Deformação angular NH da amina primária e banda amida II 
1380, 1255 Deformação C-CH3 e banda de amida III 
1150 Estiramento assimétrico C-O-C da ligação glicosídica 
1060, 1029 Estiramento C-O do anel polissacárido 
 
Tabela 3.2. – Principais bandas de absorção da gelatina (adaptado de [35]) 
Polímero Bandas de absorção (cm-1) Vibração Molecular / Ligação 
GEL 
3280 Estiramento N-H (amida A) 
1640 Estiramento C=O (amida I) 
1530 Deformação angular N-H e estiramento C-N (amida II) 
1240 Deformação angular N-H e estiramento C-N (amida III) 
Pode-se observar na figura 3.6, que os grupos funcionais presentes no CS – GEL não reticulado também 
estão presentes nos restantes. Em ambos existe uma banda de absorção entre 3400 cm-1 e 3100 cm-1 
características de grupos funcionais N-H e O-H, outra por volta de 1635 cm-1 que corresponde ao esti-
ramento das ligações C=O (banda de amida I), e ainda outra localizada a 1530 cm-1 devido à deformação 
angular dos grupos N-H e ao estiramento da ligação C-N (banda de amida II) [24],[35],[36]. 
Analisando a tabela 3.3, verifica-se um aumento da razão entre as intensidades das bandas 1530 cm-1 e 
1640 cm-1, isto porque quanto maior for o tempo de reticulação, mais reações de formação de amida 
ocorrem provocando uma diminuição de aminas. A transmitância será tanto maior quanto menor for a 
quantidade de aminas presentes na amostra, o que significa que quanto maior for o tempo de reticulação 






Tabela 3.3. – Razão entre as bandas 1530 cm-1 pela 1640 cm-1 em função do tempo de reticulação 
Número de onda (cm-1) 0h 24h 48h 72h 96h 120h 
1530 45,97 51,34 51,20 62,18 52,87 60,16 
1640 46,67 51,63 50,65 60,58 49,73 58,06 
Razão de intensidades 0,99 0,99 1,01 1,03 1,06 1,04 
 
Na figura 3.8 está representada a reação que leva ao desaparecimento das aminas e a formação de ami-
das.  
 
Figura 3.8. – Formação da amida  
Durante a reticulação das amostras, poderão ocorrer outras reações como por exemplo a esterificação 
entre o OH do CS e os ácidos carboxilos da gelatina. No entanto, esta reação não é visível na figura 3.7, 
porque neste caso a ligação C=O não é afetada.   
Figura 3.9. – Esterificação 
3.2.2. Ensaios Mecânicos 
De forma a analisar as propriedades mecânicas das amostras reticuladas com diferentes tempos, foram 
feitos trinta ensaios de compressão para cada tempo. Obteve-se, posteriormente, o gráfico da tensão em 
função da deformação. A deformação foi calculada através da divisão da compressão (l) pela espessura 
inicial da amostra (𝒍𝟎), enquanto que a tensão foi determinada dividindo a força aplicada (F) pela área 
da amostra (A). 
Nos gráficos tensão/deformação, sabe-se que na zona elástica todas as deformações às quais a amostra 
é sujeita são reversíveis, ou seja, caso se deixasse de aplicar a tensão de deformação no material este 
voltava ao seu estado inicial, sem ser afetado. Uma vez atingida a tensão de cedência, o material atinge 
o ponto a partir do qual sofre deformações permanentes. O declive da reta na zona de deformação elás-
tica corresponde ao módulo de Young [38]: 
𝜎 = 𝐸 ∙  𝜀 
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Onde 𝜎 é a tensão, E o módulo de Young e 𝜀 a deformação. Obtendo-se:  









A liofilização é um processo com elevada variabilidade morfológica o que resulta em amostras com 
tamanhos de poro e sua distribuição bastante variada o que vai provocar a variação dos valores de mó-
dulo de Young de amostra para amostra como pode ser verificado pelo desvio padrão apresentado na 
tabela 3.4. Nesta tabela também é possível verificar a média dos módulos de Young das 30 réplicas de 
cada tempo de reticulação.   
Tabela 3.4. – Valores dos Módulos de Young e Desvio padrão dos liofilizados de CS e GEL com di-
versos tempos de reticulação 
 Módulo de Young (Pa) Desvio Padrão (Pa) 
0h 5,1×105 2,1×105 
24h 8,6×105 3,1×105 
48h 5,3×105 2,4×105 
72h 4,2×105 1,9×105 
96h 4,9×105 2,1×105 
120h 4,4×105 2,2×105 
 
Os valores de Módulo de Young apresentados na tabela 3.4 estão representados graficamente na figura 
3.10. 
 




























O módulo de Young das amostras reticuladas durante 24h apresenta um valor superior ao dos restantes 
tempos de reticulação, sendo as diferenças estatisticamente significativas (p=0,009 para as 0h e p=0,001 
para as de 48h). Isto poderá querer dizer que 24h de reticulação conduzem ao reforço da estrutura do 
liofilizado devido às novas ligações covalentes formadas durante a reticulação, mas após esse tempo os 
polímeros sofrem uma degradação que prejudica as suas propriedades mecânicas. As diferenças entre 
módulos de Young das amostras reticuladas por 48h ou mais e as não reticuladas não são estatistica-
mente significativas.  
A porosidade dos liofilizados de quitosano e gelatina foi calculado pelo método de densidade através do 




    ⇔   P=
Vtotal-Vmaterial 
Vtotal




Onde P é a porosidade, Vtotal é o volume total e Vmaterial é volume do material e Vvazio é o volume vazio. 












Produziu-se um filme de quitosano e gelatina para cálculo da densidade do material (ρmaterial) de onde se 
retiraram 6 réplicas através de um punção circular de 10 mm de diâmetro. No caso do cálculo da densi-
dade da amostra (ρamostra) as réplicas foram retiradas de amostras de liofilizados. Determinaram-se as 
massas e a espessura das amostras e obteve-se o volume, e daí a densidade dos filmes (tabela 3.5.) e dos 
liofilizados (tabela 3.6).  

















4,1 0,034 113 3,85 1,066 
1,14 0,07 
4,9 0,040 113 4,52 1,083 
7,0 0,053 113 5,99 1,168 
4,9 0,038 113 4,30 1,140 


























17,3 2,865 113 115,96 0,149 
0,15 0,02 
18,6 3,146 113 116,24 0,160 
14,7 2,738 113 115,84 0,127 
19,3 3,392 113 116,49 0,166 
17,4 2,980 113 116,04 0,150 
 






3.2.3. Perda de Massa 
A perda de massa de um material determina a percentagem do mesmo que se perde quando entra em 
contacto com um solvente e permite aferir o grau de reticulação do material. No caso do estudo feito, 
foram utilizadas 5 amostra de cada um dos diferentes tempos de reticulação e o meio utilizado foi a água 
destilada (H2O). Por natureza, o quitosano necessita de uma solução ácida (4 pH) para se dissolver 
enquanto que a gelatina e totalmente solúvel em água. Utilizou-se água para imergir os liofilizados com 
diferentes tempos de reticulação, que nos permite tirar conclusões acerca da solubilidade dos mesmos e 
de qual o tempo de reticulação mais eficaz. O objetivo da reticulação é que os polímeros em contacto 
com a água percam o mínimo de massa possível. A percentagem de massa perdida (p.d.m.) é dada pela 




 x 100 
Os resultados obtidos para a perda de massa estão representados na tabela 3.7 e na figura 3.11.  
Tabela 3.7. – Médias de perda de massa 
 Percentagem de massa perdida (%) Desvio padrão 
0h 72,8 5,7 
8h 36,5 1,0 
24h 25,7 1,8 
48h 23,2 0,6 
72h 22,7 0,8 
96h 24,2 1,7 




Figura 3.11. – Perda de massa em função do tempo de reticulação das amostras de CS – GEL  
Analisando a tabela 3.7 e a figura 3.11 podemos verificar que as amostras não reticuladas perdem, em 
média, mais de metade do seu material em contacto com a água, enquanto que as amostra reticuladas 8h 
perdem cerca de um terço. A partir das 24h de reticulação as amostras demonstram perdas de massa 
com valores próximos dos 25%. Quer dizer assim, que 24h será o tempo suficiente para obter uma 
reticulação eficiente.  
3.2.4 Culturas celulares  
O processo de culturas celulares testa a viabilidade das células nas amostras com 1,5% de cada polímero 
em solução reticuladas com diferentes tempos. Foram usadas as células HFFF2 para o estudo de adesão 
e proliferação das mesmas nas amostras. Os valores da população celular foram normalizados ao con-
trolo celular no dia 1.  
Tabela 3.8. – Evolução da população das células nas amostras reticuladas por diferentes tempos. 
Tempos Dia 1 Erro Dia 7 Erro Dia 14 Erro Dia 21 Erro 
0h 0,19 0,02 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
8h 0,19 0,04 0,36 0,05 0,36 0,05 0,37 0,04 
24h 0,22 0,01 0,55 0,01 0,30 0,01 0,41 0,01 
48h 0,22 0,03 0,54 0,03 0,66 0,04 0,87 0,02 
72h 0,25 0,02 0,49 0,06 0,59 0,07 0,46 0,07 
96h 0,19 0,02 0,17 0,03 0,05 0,02 0,05 0,03 
120h  0,23 0,03 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 



































Figura 3.12. – Gráfico representativo da evolução da população nas diferentes amostras. 
Analisando a figura 3.12 e a tabela 3.8 podemos verificar que a adesão (valores no dia 1) foi idêntica 
em todas as amostras, rondando os 20%, isto é, 24h após cultivadas houve adesão das células nas mem-
branas de quitosano e gelatina de forma semelhante, quando comparadas ao controlo de células. A ade-
são celular de todas as amostras foi inferior ao controlo de células. No entanto, após 7 dias as células 
cultivadas nas amostras de 0h e 120h morreram. Logo, as amostras têm necessariamente de ser reticu-
ladas para não se desintegrarem quando em contacto com o meio de cultura. Enquanto que nas amostras 
de 120h não ocorreu qualquer proliferação, isto porque as propriedades do quitosano e da gelatina foram 
demasiado afetadas pelo tempo de reticulação. No caso das amostras reticuladas durante 8h, 24h, 48h e 
72h, as células proliferaram, o que indica que qualquer um destes tempos de reticulação é indicado para 
permitir a integridade da estrutura do scaffold sem alterar as propriedades do quitosano e gelatina, des-
tacando-se entre estas as de 48h. 
3.2.4.1 Matrizes ternárias  
Após o estudo do melhor tempo de reticulação, produziram-se amostras ternárias. As concentrações 
destas amostras foram de 0,4%, 0,6% e 0,8% de cada um dos três polímeros. Devido às suas proprieda-
des, hidrofóbico e sintético, o PCL não tende a promover a adesão celular o que significa que quanto 
maior a concentração de PCL, menor será a adesão celular, teoricamente [42]. A tabela 3.9 e o gráfico 
3.13 permitem determinar a adesão e proliferação das células HFFF2 cultivadas nas amostras da matriz 



























Dia 1 Dia 7 Dia 14 Dia 21
24 
 
Tabela 3.9. – Evolução da população das células nas amostras ternárias  
MT Média Dia 1 Erro Dia 4 Erro Dia 7 Erro 
0.4% 0,423 0,018 0,447 0,037 0,758 0,054 
0.6% 0,362 0,015 0,450 0,024 0,823 0,043 
0.8% 0,371 0,022 0,464 0,036 0,753 0,043 
CC 1,000 0,016 1,733 0,017 2,249 0,020 
 
 
Figura 3.13. – Gráfico representativo da evolução da população nas amostras ternárias. 
Analisando o gráfico acima, podemos verificar que, comparando com o controlo celular (CC), as células 
aderem e proliferam nas amostras ternárias. A taxa de adesão mais elevada verifica-se na amostra com 
0,4% de concentração, com aproximadamente 42% de adesão. Posteriormente proliferam em todas as 
amostras de forma proporcional. A população celular aumentou 33% e 38% (normalizado ao dia 1 do 
CC) nas amostras de 0,4% e 0,8%, respetivamente. A amostra de 0,6% apresenta um aumento de popu-
lação de 46%, sendo a subida mais elevada das três concentrações.  
3.2.5   Eletrofiação 
O processo de eletrofiação foi utilizado para produzir fibras de PEO de modo a controlar a largura e a 
morfologia das mesmas através da gestão dos parâmetros de eletrofiação. Quando inseridas num scaffold 
as fibras de PEO podem ser dissolvidas através da adição de água formando assim canais no lugar onde 
estas se encontravam. Esses canais promovem a migração e a infiltração celular e atribuem as caracte-
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No estudo inicial, usou-se o PEO com peso molecular de 8 milhões (1%) dissolvido em clorofórmio 
(99%). Começou-se por estudar a variação dos diferentes parâmetros de eletrofiação para analisar as 
fibras produzidas.  
 
Tabela 3.10. – Resultados da eletrofiação de PEO 8MDa (1%) em clorofórmio 
 Tensão (kV) Caudal (ml/hora) 
Distância 
(coletor) Diâmetro   





1 x    x    x  4,02 
2 x    x    x  3,72 
3 x    x    x  4,3 
4 x     x   x  10,2 
5 x     x   x  9,5 
6  x     x  x  40,05 
7  x     x  x  58,24 
8  x    x   x  30,6 
9   x   x    x 23,38 
10    x   x   x 16,2 
11    x    x  x 17,32 
12    x    x x  27,5 
13  x      x x  96,33 
Analisando os dados e os parâmetros com base no tamanho das fibras (tabela 3.10) nota-se um aumento 
desejado no tamanho da fibra com o aumento do caudal. Por outro lado, com o aumento do caudal, 
maior quantidade de solução é transportada até ao coletor provocando o aumento do diâmetro das fibras. 
Por outro lado, com o aumento do caudal a deposição da fibra ficava colapsada no coletor, originando 
o efeito de fita, porque o solvente não evaporou totalmente no trajeto desde a ponta da agulha até ao 
coletor. No caso da tensão, não se verificou uma relação de proporcionalidade entre o seu valor e o 
diâmetro da fibra. A irregularidade da fibra na deposição era provocada pela alta tensão utilizada. Ou 
seja, quanto maior a tensão mais irregular se torna a deposição.  
Verificando os valores da tabela 3.10 os valores do diâmetro da fibra dos ensaios 6, 7 e 8 são os que 
estão dentro dos valores pretendidos (entre os 50 – 100 µm) para permitirem a criação de canais que 
ajudem na infiltração das células nos scaffolds. Apesar disso, as deposições apresentam alguma irregu-
laridade, o que leva a uma grande discrepância de tamanhos mantendo os parâmetros.  
 
Realizaram-se testes adicionais com PEO de 100 kDa, 400 kDa e 900kDa com o propósito de aumentar 
a regularidade da deposição. Como o peso molecular é menor a percentagem de material dissolvido no 
clorofórmio será maior. Com o PEO de 100 kDa foram feitos testes para as concentrações de 12%, 15%, 
18% e 20% (%m/m). A concentração de 18% foi a que permitiu obter fibras regulares. No entanto, só é 
possível produzir fibras ajustando o caudal para valores superiores a 3ml/h. Para valores inferiores o 
jato quebra e não se consegue manter o processo de eletrofiação contínuo. A utilização de caudais su-
periores a 3ml/h leva à obtenção de fibras com diâmetros superiores a 400 µm, o que é um valor bastante 
superior ao desejado para criar canais no scaffold. Canais com esta dimensão depois de dissolvidos 
podem levar ao colapso da estrutura do scaffold e as suas dimensões são muito superiores às dimensões 
da célula. Com o PEO de 400 kDa a 8%, o processo de eletrofiação não é estável após o ajuste dos 
parâmetros, a solução acaba por acumular-se na ponta da agulha com o aumento do fluxo ou o jato é 
interrompido com a sua diminuição mesmo variando os valores de tensão. As fibras obtidas a partir das 
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soluções de PEO de 900 kDa apresentam características semelhantes às fibras obtidas a partir das solu-
ções de PEO 8 MDa, apesar de apresentarem maior irregularidade e com aspeto colapsado.    
O aumento da distância da agulha ao coletor promove a evaporação do solvente. No entanto, quanto 
maior for a distância, maior terá de ser o valor da tensão promovendo uma maior desordem da fibra.  
Optou-se por realizar eletrofiação vertical, ou seja, a agulha era colocada verticalmente em relação ao 
coletor de forma a que a força gravítica auxiliasse a deposição da fibra no coletor sem ter de se aumentar 
a tensão. Procedeu-se ao estudo do diâmetro de fibra através da eletrofiação vertical com o PEO de 8 
MDa fixando a tensão a 6,5 kV, o coletor a 12 centímetros e apenas alterando o caudal. O cálculo do 
tamanho das fibras foi feito a partir de imagens tiradas por SEM e posteriormente através do programa 











Figura 3.14. – Imagem SEM das fibras de PEO 8MDa com 4,5 ml/h de caudal 
 
Tabela 3.11. – Resultados do diâmetro das fibras de PEO 8M (1%) em clorofórmio obtidas utili-
zando a tensão mínima necessária (30 réplicas). 
Caudal Média Desvio Padrão 
2,5 ml/h 40 18 
3 ml/h 44 10 
3,5 ml/h 64 25 
4 ml/h 67 19 
4,5 ml/h 57 20 




Figura 3.15. – Diâmetro de fibras com diferentes caudais 
Analisando os resultados obtidos que estão representados na tabela 3.11 e na figura 3.15, verifica-se que 
quanto maior for o caudal maior é o tamanho de fibra, apesar do desvio padrão ser bastante elevado, o 
que é consequência do facto do tamanho das fibras na deposição ser bastante irregular. A partir de va-
lores de caudal de 3,5 ml/h o valor médio do diâmetro das fibras é cerca de 60 µm, o que é um valor 
pretendido para a formação de canais no scaffold final [15]. No entanto, as fibras produzidas aparenta-
vam não estar totalmente cilíndricas como é possível verificar na figura 3.14, estando algumas colapsa-
das indicando que não houve a evaporação total do solvente no trajeto entre a agulha e o coletor, tal 
como descrito anteriormente. Deste modo, apesar dos resultados obtidos serão necessárias a realização 







































































4. Conclusões e perspetivas futuras 
A presente dissertação teve como principal objetivo a produção, caraterização e estudo da migração de 
células na matriz dérmica do substituto de pele Skin2 através do uso de polímeros como o PCL, GEL e 
CS e células da derme.  
Iniciou-se o trabalho pela preparação de liofilizados obtidos com soluções de diferentes concentrações 
de polímeros (misturas de PCL, CS e GEL) com e sem PEO. Verificou-se que a morfologia dos liofili-
zados não sofreu alterações com a presença do PEO e por isso este foi abandonado. As amostras produ-
zidas foram reticuladas por DHT devido à falta de eficácia do GTA. De forma a permitir a reticulação 
por DHT das amostras de CS – GEL, houve a necessidade de separar o PCL dos outros polímeros. Para 
tal, produziram-se liofilizados de PCL e soluções de CS – GEL com a mesma concentração (0,5%, 1%, 
1,5% e 2%) e infiltraram-se os liofilizados de PCL na solução de CS – GEL. Os resultados não foram 
satisfatórios pois os liofilizados tinham os poros à superfície fechados. Seguidamente, foram produzidos 
primeiro os liofilizados de CS – GEL e infiltraram-se depois na solução de PCL. Após a infiltração, 
conclui-se que as amostras com 0,6% de cada polímero são as que apresentam poros mais abertos à 
superfície.  
Numa segunda fase deste estudo procedeu-se à produção de liofilizados de CS – GEL com 1,5% de 
concentração de cada polímero em solução, e estudou-se o tempo de reticulação ideal das amostras. 
Através do estudo do FTIR, verifica-se que a razão entre as bandas 1530 cm-1 e 1640 cm-1 aumenta com 
o tempo de reticulação o que revela a formação de ligações amida. No caso dos ensaios mecânicos, 
observou-se que o módulo de Young das amostras reticuladas durante 24h é superior aos restantes e as 
diferenças são estaticamente significativas. Relativamente à perda de massa, destacam-se os valores de 
48h e 72h que são os tempos de reticulação em que a massa perdida é menor. A porosidade das amostras 
é de 87%, o que nos indica que as amostras contêm porosidade suficiente para permitir a migração 
celular.  
Nas culturas celulares, concluiu-se que as amostras com os tempos de reticulação de 0h, 96h e 120h não 
suportam a proliferação de células. Os tempos de reticulação superiores a 72h levam à alteração das 
propriedades dos polímeros, podendo mesmo culminar na sua degradação, impedindo a proliferação das 
células. O tempo de reticulação que permite uma maior viabilidade celular é o das amostras reticuladas 
durante as 48h pois é o tempo de reticulação que permite que as amostras apresentem maior taxa de 
crescimento celular após os 21 dias.  
Nas culturas celulares com as amostras ternárias, verificou-se que as três concentrações em estudo 
(0,4%, 0,6% e 0,8%) não observam diferenças significativas quanto à adesão e proliferação celular du-
rante uma semana. No entanto, a evolução da população celular nas amostras com 0,6% de concentração 
de polímeros em solução é a que apresenta um maior aumento. Assim, as amostras com 0,6% de polí-
meros em solução, tal como foi verificado através da análise morfológica, são as que apresentam me-
lhores propriedades para a produção de um scaffold.  
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Quanto à eletrofiação, a principal preocupação foi desenvolver fibras com diâmetros na ordem dos 50-
100 µm. Numa fase inicial efetuou-se eletrofiação horizontal, mas os resultados não foram os melhores. 
Em seguida optou-se por realizar eletrofiação vertical de modo a reduzir a tensão aplicada, utilizando 
assim a tensão mínima necessária de 6,5 kV. O PEO de 8MDa a 1% de concentração, foi o que garantiu 
melhores resultados, com diâmetros na ordem dos 60 µm para caudais entre os 3 ml/h e os 4,5 ml/h. No 
entanto, em alguns casos era evidente o colapso da fibra no momento da deposição devido à baixa con-
centração do PEO. Foram realizados ensaios com o PEO de 100 kDa a 15% e 20% de concentração, no 
entanto as fibras demonstraram elevada irregularidade e com tamanhos bastante variáveis, sem garantir 
o desejável.  
Conclui-se assim, que os liofilizados com 0,6% de concentração deverão ser usados para a continuação 
deste estudo, assim como a reticulação por DHT durante 48h, a fim de desenvolver um scaffold final 
que permita a regeneração total da pele. Futuramente, deverão ser exploradas diferentes massas molares 
e concentrações de PEO. Adicionalmente, deverão procurar-se os parâmetros do processo de eletrofia-
ção de forma a produzir fibras com dimensões adequadas à formação de canais que permitam a migração 
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6. Anexos  
 















Anexo 2 – Procedimento preparação das amostras para as culturas celulares (adaptado de [24]) 
 
1. As amostras foram cortadas através de vazadores com 11 mm e esterilizadas através de radiação UV 
durante 30 min em cada lado. 
 
2. As amostras foram colocadas em teflons de fabrico próprio foram inseridos posteriormente na placa 
de culturas com 24 poços.  
 
3. Foi adicionado meio de cultura a cada poço para as amostras ficarem devidamente prontas para re-
ceber as células. 
 
4. As células HFFF2 foram semeadas numa densidade de 20 × 103 células/cm2 nas amostras com 0,5 
cm2 e nos poços da placa como controlo celular. 
 
5. Os controlos celulares foram criados com a mesma densidade para ensaios de viabilidade 
 
6. Após incubação durante 24h, foi avaliada a viabilidade celular através da resazurina. 
 
7. A avaliação foi repetida por 1, 4, 7 dias no caso das matrizes ternárias e 1, 7, 14, 21 dias no caso dos 
liofilizados de CS – GEL reticulados com diferentes tempos, para avaliar a proliferação das células.  
 
